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ABSTRACT 
The  current  study  evaluated  the  effect  of  soluble  dietary  cellulose  on  growth, 
survival  and  digestive  enzyme  activity  in  three  endemic,  Australian  freshwater 
crayfish species (redclaw: Cherax quadricarinatus, marron: C. tenuimanus, yabby: C. 
destructor). Separate individual feeding trials were conducted for late‐stage juveniles 
from each species in an automated recirculating freshwater, culture system. Animals 
were fed either a test diet (TD) that contained 20% soluble cellulose or a reference 
diet (RD) substituted with the same amount of corn starch, over a 12 week period. 
Redclaw fed with RD showed significantly higher (p<0.05) specific growth rates (SGR) 
compared with animals fed the TD, while SGR of marron and yabby fed the two diets 
were not  significantly different. Expressed  cellulase activity  levels  in  redclaw were 
not  significantly  different  between  diets. Marron  and  yabby  showed  significantly 
higher cellulase activity when fed the RD (p<0.05). Amylase and protease activity  in 
all three species were significantly higher in the animals fed with RD (p<0.05). These 
results  indicate  that  test animals of all  three  species appear  to utilize  starch more 
efficiently  than  soluble dietary cellulose  in  their diet. The  inclusion of 20%  soluble 
cellulose  in diets did not appear, however,  to have a significant negative effect on 
growth rates. 
Key words: redclaw, yabby, marron, Cherax, soluble cellulose, cellulase,  
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1.0 Introduction 
Farming of freshwater crayfish is well‐established worldwide, with major production 
contributions  coming  from  the USA,  China,  Europe,  and  Australia  (Wickins &  Lee 
2002; Harlio  lu & Harlio  lu 2006). Despite  this,  currently only a  limited number of 
freshwater crayfish species are farmed, with redclaw being the most widely farmed 
of  the  Australian  native  species.  With  ongoing  decline  in  most  commercial 
crustacean  fisheries  (Ghanawi  &  Saoud  2012),  there  is  insufficient  freshwater 
crayfish production  to meet current growth  in world market demand  (Lawrence & 
Jones  2002). New  freshwater  crayfish  culture  industries  are needed,  therefore,  to 
meet  a  growing  demand  for  product.  Three  Cherax  species  (redclaw,  C. 
quadricarinatus;  yabby,  C.  destructor,  and  marron,  C.  tenuimanus)  have  been 
identified as excellent candidate species  for commercial culture  (Lawrence & Jones 
2002; Wingfield 2008; Meakin, Qin & Mair 2008), and  farming  systems have been 
developed for each species over the past two decades.  (Wingfield 2008).  
The three Cherax species developed for culture have disjunct natural distributions in 
Australia  where  they  are  exposed  to  very  different  climatic  and  ecological 
conditions.  Across  northern  Australia where  redclaw  occur  naturally,  the  climate 
shows a distinct wet/dry seasonality, characterised by fast flowing rivers in the wet 
season and smaller water bodies that are often eutrophic during the dry season (DPI 
2006).  Yabbies  are  found  in  a  range  of  freshwater  environments  and  have  an 
extremely  extensive  natural  distribution  across  central  and  eastern  Australia  that 
includes a number of climatic zones (Sokol, 1988; Austin, Jones, Stagnitti & Mitchell 
1997). In contrast, Marronare restricted to permanent rivers in forested, high rainfall 
areas  in  the  south  west  corner  of Western  Australia  (Lawrence  &  Jones  2002). 
Consequently, these different climatic and ecological conditions influence the types, 
and availability of natural foods consumed by each of the species. (Momot 1984).  
 
Freshwater  crayfish  are  known  to  consume  relatively  high  amounts  of  plant  and 
other detrital material  containing  a  relatively high proportion of  carbohydrates  in 
their natural diets  (Hill &  Lodge, 1994; Verhoef,  Jones & Austin 1998; Vogt 2002; 
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Linton,  Allardyce, Hagen, Wencke &  Saborowski  2009).  Carbohydrates  in  general, 
provide  the  major  energy  source  assimilated  by  freshwater  macro‐invertebrates 
(Reid, Quinn,  Lake &  Reich  2008). While  they  are  not  considered  to  be  essential 
nutrients for freshwater crayfish, carbohydrates are often incorporated into artificial 
feeds to reduce cost and also to spare animal protein (D’Abramo & Robinson 1989; 
Guillaume & Choubert 2001; Pillay & Kutty 2005).  
 
The  presence  of  carbohydrase  enzymes  in  crustacean  species  has  been  widely 
documented  (Yokoe  &  Yasumasu,  1964;  Glass  &  Stark  1995;  Xue,  Anderson, 
Richardson,  Xue  &  Mather  1999;  Figueiredo,  Kricker  &  Anderson  2001;  Moss, 
Divakaran & Kim 2001; González‐Peña, Anderson, Smith & Moreira 2002; Figueiredo 
&  Anderson  2003;  Pavasovic,  Richardson,  Anderson, Mann & Mather  2004),  and 
studies  have  demonstrated  the  ability  of many  crustacean  taxa  to  utilize  a  large 
range of plant‐based substrates including cellulose and hemicelluloses as food items 
(Figueiredo et al. 2001). This  is of particular significance  in commercially  important 
farmed crustacean species, where production cost may be reduced significantly by 
developing  low cost  feeds. Presence of endogenous carbohydrase activity has also 
been reported in a number of freshwater crayfish species including; redclaw (Xue et 
al. 1999), yabby, and the hairy burrowing crayfish (Engaeus sericatus) (Linton et al. 
2009) suggesting potential for exploitation of carbohydrates in their diet.  Moreover, 
the  presence  of  a  functional  gene(s)  that  encodes  production  of  an  endo‐β‐1,4‐
glucanase  has  confirmed  that  most  crustaceans  in  general,  probably  possess 
cellulolytic  capacity  via  synthesis  of  endogenous  endo‐β‐1,4‐glucanase  enzymes 
(Linton & Greenway 2007). In a recent study of the land crab Gecarcoidea natalis, a 
β‐glucosidase  enzyme  capable  of  releasing  glucose  from  small  oligomers  and 
producing   endo‐β‐1,4‐glucanase hydrolysis of native  cellulose was also  identified, 
purified and characterised  (Allardyce, Linton & Saborowski 2010).    In combination, 
this provides good evidence for a complete enzymatic cascade for cellulose digestion 
in crustaceans based on the endogenous secretion of a suite of cellulose degrading 
enzymes (Allardyce et al. 2010).  
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A number of growth and digestive enzyme studies have been conducted on redclaw 
to  examine  this  species’  specific  nutritional  requirements.  Very  few  studies, 
however,  have  investigated  the  same  attributes  in  the  other  two  farmed  Cherax 
species. Moreover, the majority of nutritional studies of Cherax species to date have 
been  limited mostly to assessing  lipid and protein digestibility (Cortés‐Jacinto et al. 
2005,  2004;  Thompson  et  al.  2006,  2005b,  2004),  despite  recognition  that  some 
freshwater  crustaceans  secrete  endogenous  carbohydrases  to  degrade  plant 
material  in their natural diets.   Campaña‐Torres et al. (2006, 2008) have compared 
the  digestibility  of  different  plant  ingredients  compared  with  animal  ingredients 
while  Pavasovic  et  al.  (2006)  investigated  the  effect  of  insoluble  cellulose  on 
digestive  enzyme  activity  in  redclaw.  Additional  studies  on  the  relative  ability  of 
freshwater crayfish species to utilise different carbohydrate sources and assessment 
of  their  potential  levels  of  inclusion  in  artificial  diets  therefore,  can  provide 
important data that will be required to formulate species‐specific and cost‐effective 
formulated feeds for farmed freshwater Cherax species.  
 
The focus of the present study therefore, was to compare the effects of the inclusion 
of soluble dietary cellulose on growth and digestive enzyme activity in three farmed 
Cherax species and to document the relative ability of each species to utilize soluble 
cellulose in experimental artificial diets.  
  
2.0 Materials and Methods 
2.1 Preparation of experimental diets 
Two  isocaloric and  isonitrogenous diets, a   reference diet (RD) and a test diet (TD), 
were  prepared  for  the  study  that  incorporated  shrimp  /  fish  meal  (Ridley  Agri 
Products, Narangba QLD, Australia) as the base ingredient and as the primary source 
of protein. The TD was prepared by  incorporating 20% of soluble cellulose (Sodium 
Carboxymethyl Cellulose (Na CMC) – IMCD Australia Limited, product code‐4336712) 
as the carbohydrate component while the RD was prepared by substituting the same 
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amount of soluble cellulose with corn starch. A complete list of ingredients and their 
proximate analysis is presented in Table 1. 
Table 1. Composition of RD and TD diets. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
*44.2% crude protein, 7.9 % crude fat, 1.7% crude fibre, 8.3% ash on dry matter 
basis and 20.4 MJ/kg gross energy 
‡ Energy‐733 kJ, protein‐0, total fat‐0, total carbohydrate‐13 g, dietary fibre‐64 g, 
ash‐13g, Sodium‐9.5 g per 100 g, viscosity‐1400‐2000 mPa.s, pH‐6.5‐7.5 
φ Energy‐1490 kJ, protein <1 g, total fat‐<1 g, total carbohydrate‐87.5 g, Sodium‐25 
mg per 100 g 
†Sigma‐Aldrich Pty. Ltd. Castle Hill NSW, Australia 
☼protein 75% min. 
Ø Energy‐1450 kJ, protein 84.4 g, total fat‐0.4 g, total carbohydrate‐0 g, Sodium‐330 
mg per 100 g 
§ Ridley Agri Products, Narangba QLD, Australia 
Ψ Ridley Agri Products, Narangba QLD, Australia 
#calculated values  
 
Diets were prepared by first grinding fish meal and sieving through a 500 µm mesh, 
then thoroughly mixing all dry ingredients using a kitchen bench top mixer. After fish 
 
Ingredient
(gkg‐1)
RD TD
Fish meal*  581 581
Carboxymethyl cellulose‡ (CMC) ‐ 200
Corn starchφ   200 ‐
Fuller’s earth† 79 79
Gluten☼   40 40
GelatineØ   50 50
Vitamin/mineral pre‐mix§   25 25
Fish oilΨ  25 25
Proximate composition#  % %
Dry matter  92.6 92.6
Crude protein 32.9 32.8
Ash  5.0 4.9
Gross energy  17.3 15.8
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oil was added, mixing was  continued by adding water as  required until a  crumbly 
dough consistency was achieved.  This mixture was used to produce pellets 3 mm in 
diameter and 5‐10 mm in length using a mechanical mincer. Pellets were steamed in 
a microwave oven for 60 seconds, after which they were air dried for two hours and 
then dried in an oven at 500C for 18 hours. All diets were stored at ‐200C until used 
for experimental growth trials.  
2.2 Experimental animals and culture conditions 
Late‐stage juveniles of three Cherax species used  in this study, were obtained from 
commercial  crayfish  farms  across  Australia,:  redclaw  –  C.  quadricarinatus 
(Cheraxpark,  Theebine,  Queensland); marron  –  C.  tenuimanus  (Aquatic  Resource 
Management  Pty  Ltd, Manjimup, Western  Australia),  and  yabbies  –  C.  destructor 
(Burns'  B&B  &  Yabby  Farm,  Mudgee,  New  South  Wales).  Experimental  animals 
(redclaw: 24.37±0.42 g; marron: 9.92±0.26 g; yabby: 18.93±0.18 g) were housed  in 
an automated recirculating, freshwater aquaculture system (XenopLus Aqua System, 
Techniplast,  Italy) and experimental growth trials were conducted  for each species 
over a 12 week cycle. Water temperature, conductivity, and pH were controlled at 
constant and optimum levels for each species across the experimental period (Table 
2). A single female and male were housed in each tank held separately in individual 
plastic mesh cages (160 X 160 X 220 mm) to eliminate the potential for cannibalism 
and to minimize individual interactions to ensure uniform feed consumption. At the 
start  of  the  experiments,  all  animals  were  weighed  individually  and  distributed 
among tanks randomly and diets and replicates (n=34) were also assigned randomly. 
Test animals were then acclimated to the experimental conditions and diets over a 1 
week  period  prior  to  the  experiment.  All  individuals were  fed with  experimental 
diets at a  rate of 3% of wet body weight,  twice a day and any uneaten  feed and 
faeces were  removed by  siphoning  as  required.  The wet body weight  (g) of  each 
animal was measured and  recorded bi‐weekly. Moults  resulting after ecdysis were 
left  in  the  cages  to allow  for  ingestion. Water  temperature, pH,  conductivity, and 
dissolved  oxygen  (DO)  in  the  system  were  recorded  daily.  Ammonia  level  was 
recorded  twice  weekly  while  nitrite,  nitrate,  general  water  hardness  (GH),  and 
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carbonate hardness (KH) were recorded once a week. A 12 hour light/dark cycle was 
maintained across the experimental period.  
Table 2. Culture conditions maintained for each species during the experiment.  
Species  Temp. / oC  Conductivity  pH  DO / ppm 
Redclaw  26.0±0.01  517±4.0  7.9±0.01  7.42±0.05 
Marron  20.4±0.03  499±1.0  7.9±0.01  8.67±0.02 
Yabby  26.2±0.02  536±5.0  7.9±0.01  7.60±0.02 
 
Individual  growth  performance  was  determined  by  measuring  two  parameters; 
survival  rate  and  specific  growth  rate  (SGR).  SGR was  calculated based on weight 
gain  of  individual  animals  during  the  trial  period.  The  two  parameters  were 
calculated as follows: 
ܵݑݎݒ݅ݒ݈ܽ ݎܽݐ݁ ൌ ݊ݑܾ݉݁ݎ ݋݂ ݈ܽ݊݅݉ܽݏ ܽݐ ݁݊݀݊ݑܾ݉݁ݎ ݋݂ ݈ܽ݊݅݉ܽݏ ܽݐ ܾ݁݃݅݊݊݅݊݃ ܺ100   
 
    ܵܩܴ ൌ 100 ܺ ௟௡ ሺ௙௜௡௔௟ ௕௢ௗ௬ ௪௘௜௚௛௧/௚ሻ – ௟௡ ሺ௜௡௜௧௜௔௟ ௕௢ௗ௬ ௪௘௜௚௛௧ /௚ሻ஽௨௥௔௧௜௢௡ ௢௙ ௘௫௣௘௥௜௠௘௡௧ ሺௗ௔௬௦ሻ   
2.3 Digestive enzyme analyses 
All  test  individuals were harvested at  the end of  the 12 week experimental period 
and digestive enzyme activity assessed in the midgut gland (MG). Animals were fed 
for the final time three hours before harvest as recommended by Gonzalez‐Pena et 
al. (2002). Following this,  individuals were anaesthetised  in  ice water for 5 minutes 
and  then  final wet body weight was  recorded. Preparation of MG extracts and all 
enzyme  assays were  conducted  as  described  by  Pavasovic  et  al.  (2004).  Enzyme 
assays were performed in duplicates for protease, α‐amylase and cellulase extracted 
from  the MG.  For  all  assays, one enzyme unit  (U) was defined  as  the quantity of 
enzyme that catalysed the release of 1 µmol of product per minute under the assay 
conditions  used.  Specific  enzyme  activity  was  defined  as  enzyme  units  (U)  per 
milligram of protein. Protein concentration  in MG extracts was determined using a 
BioRad protein assay kit (BioRad, Hercules, CA, USA) according to the manufacturer’s 
 
 
9 
 
instructions.  MG  extract  was  diluted  1/14  in  distilled  water  and  the  mixture 
incubated  for  20 minutes  at  room  temperature.  Absorbance  of  the  solution was 
measured at 595 nm using a Beckman Coulter spectrophotometer (Beckman Coulter 
Inc. CA, USA), with Bovine Plasma Globulin (BioRad) used as the standard. Protease 
assays were  performed  using  two methods,  one  utilizing  soluble  AZO‐Casein  and 
another  insoluble  AZCL‐Casein,  as  substrates  (Megazyme  International,  Ireland). 
Assays were  performed  as  per  the manufacturer’s  instructions with  the  following 
minor modifications;for  the Azo‐Casein method, 0.5% substrate solution  (dissolved 
in 100 mM  sodium phosphate; pH 7.0 buffer) was used and assay  solutions were 
decreased proportionately to half volumes. First, 0.5 mL of enzyme solution (20 μL 
MG extract and 480 μL buffer) was added  to 0.5% substrate solution,  the mixture 
was stirred and incubated at 40°C for 10 minutes. The reaction was terminated and 
non‐hydrolysed  AZO‐Casein  was  precipitated  by  the  addition  of  3.0  mL  of  5% 
trichloroacetic acid followed by vigorous stirring for 5 seconds. After reaction tubes 
had equilibrated to room temperature, the suspension was centrifuged at 1000 g for 
10 minutes and following this absorbance of the supernatant was read at 440 nm.  
For the AZCL‐Casein method, 250 µL of a 0.75% AZCL‐Casein solution was adjusted 
to pH 7.0 using 90 µL of substrate buffer solution (0.1 M Citric acid/0.2 M Na2HPO4; 
adjusted to pH 7.0 with 1 M NaOH). A 10 µL volume of MG extract was then added 
and the mixture incubated at 40 oC for 60 minutes in a water bath. The reaction was 
stopped by placing the tubes in ice for 10 minutes. Following this, 700 µL of distilled 
water was added to the reaction mixture and the mixture centrifuged at 10,000 g for 
10 minutes at room  temperature. Absorbance of  the supernatant was read at 590 
nm.  For  both methods,  protease  (Subtilisin  A;  Bacillus  licheniformis)  (Megazyme) 
was used as the enzyme standard. 
Total  α‐amylase  activity  was  determined  using  a  Ceralpha  (α‐amylase)  assay  kit 
(Megazyme)  according  to  the  manufacturer’s  instructions.  For  this  assay,  MG 
extracts for redclaw and yabby were diluted (1:24), while marron MG extracts were 
used without dilution. 6.6 μL of MG extracts was added to 600 μL of substrate buffer 
(0.1 M Malic acid/0.1 M NaCl/2 mM CaCl2.2H2O/0.01% sodium azide; pH 7.0). The 
mixture was  incubated at 40°C for 20 minutes following which, 133 μL of substrate 
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(BPNPG‐7, 54 mg+10 mL distilled water) was added and  incubation continued for a 
further  10 minutes.  1.9 mL  of  stopping  reagent  [20%  (w/v)  Trisodium  phosphate 
solution] was then added to the mixture and absorbance was measured at 400 nm. 
Enzyme activity was calculated according to the following formula: 
ܾܽݏ݋ݎܾܽ݊ܿ݁
݅݊ܿݑܾܽݐ݅݋݊ ݐ݅݉݁ ൅
ݎ݁ܽܿݐ݅݋݊ ݒ݋݈ݑ݉݁
݁݊ݖݕ݉݁ ݒ݋݈ݑ݉݁ ൅
1
18.1 X ܦ݈݅ݑݐ݅݋݊ 
Cellulase activity was determined with two substrates, an insoluble substrate, AZCL‐
HE‐Cellulose  (azurine  cross‐linked  hydroxyethylcellulose  ‐  Megazyme,  Ireland)  as 
described  by  Pavasovic  et  al.  (2004),  and  a  soluble  substrate  AZO‐CM‐Cellulose 
(Megazyme,)  according  to  the manufacturer’s  instructions.  For AZCL‐HE‐Cellulose, 
the  assay  was  performed  by  first  combining  250  μL  of  0.75%  AZCL‐HE‐Cellulose 
solution with 70 μL of substrate buffer solution (200 mM Sodium citrate, adjusted to 
pH 5.5 with 1M HCl). 30 μL of MG extract diluted in distilled water (redclaw: 1:499, 
marron: 1:249, yabby: 1:199) was added  to  the  reaction mixture and  incubated at 
50°C  for  2  hours  in  a water  bath. Next,  the  reaction was  stopped  by  placing  the 
tubes  in  ice for 10 minutes followed by the addition of 700 μL of distilled water to 
the mixture. All samples were then centrifuged at 10,000 g at room temperature for 
10 minutes and the absorbance of supernatant was read at 590 nm.  
For  the  AZO‐CM‐cellulose  method,  the  concentration  of  substrate  solution  was 
modified  to  0.5%  and  pH  adjusted  to  4.5.  Equal  amounts  (0.5 mL)  of  substrate 
solution  and MG  extract  diluted  in  distilled water  (1:199  for  each  species) were 
mixed together and the mixture was then incubated at 40 oC for exactly 10 minutes. 
The  reaction  was  terminated  by  the  addition  of  2.5  mL  of  precipitant  solution 
combined  with  vigorous  stirring  for  10  seconds.  Tubes  were  then  allowed  to 
equilibrate  to  room  temperature  (10 minutes) and  stirred again before  they were 
centrifuged at 1000 g for 10 minutes. Absorbance of the supernatant was measured 
at  590  nm.  Endo‐cellulase  from  Aspergillus  niger  (Megazyme)  was  used  as  the 
standard to determine activity with both methods.  
3.4 Statistical analyses  
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Two‐way  ANOVA  was  used  to  test  for  significant  differences  (α=0.05)  in  SGR 
between treatments (RD vs TD) for each species. An independent t‐test was used to 
compare  significant  differences  (α=0.05)  in  digestive  enzyme  activities  among  the 
three  species. Tukey’s post hoc  test was used  to determine  significant differences 
among treatment groups. All statistical analyses were performed using the IBM SPSS 
statistics 19 package.  
3.0 Results 
3.1 Feeding trial 
Survival  rates and mean growth performances  for each species, expressed as SGR, 
are  presented  in  Table  3.  Survival  rates  of  all  species  and  both  sexes  were 
consistently above 80%, with females overall showing higher survival rates. For SGR, 
redclaw  fed  the  RD  diet  showed  significantly  higher  values  (p<0.05)  than  did 
individuals fed the TD diet. In contrast, the SGRs for both marron and yabby fed RD 
and  TD  were  not  significantly  different  (p>0.05)  and  SGR  by  sex  (diet*sex 
interaction)  were  not  significantly  different  (p>0.05)  for  any  species  (data  not 
shown).  
Table 3. Specific growth  rate  (±SEM) and  survival  rate  (%) estimated  for  three 
species  fed  two  diets  over  12  week  trial.  Different  superscripts  indicate 
significant differences (p<0.05) 
Species  Diet 
Mean 
wt 
gain/g 
 
SGR  Survival rate (%) 
Female Male  Total 
Redclaw  RD  3.99  0.193±0.019
a  100.0a  88.2a  94.1a 
TD  1.74  0.093±0.019b  94.1a  64.7a  79.4a 
Marron  RD  1.40  0.146±0.019
a  100.0a  94.1a  97.1a 
TD  0.88  0.107±0.017a  88.2a  94.1a  91.2a 
Yabby  RD  1.91  0.105±0.018
a 82.4a  100.0a  91.2a 
TD  1.50  0.086±0.017a  100.0a  64.7b  82.4a 
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a).   
b).   
c).   
Figure 1. Mean wet body weight measured bi‐weekly for three species fed two diets 
over the 12 weeks trial period. Data points represent mean ±SEM. 
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A comparison of mean body weight over  time shows  that redclaw performed best 
on  the RD diet  (Figure 1a) after week 4  in  the  trial, and  this was also  the case  for 
marron (Figure 1b) after week 2 and yabby (Figure 1c) for the whole trial period, but 
differences between performance on  the RD and TD diets were not  significant  for 
either marron or yabby. 
 
4.2 Enzyme activity levels   
Data  on  digestive  enzyme  profiles  from  the  midgut  gland  in  each  species  are 
summarized  in  Table  4.  In  marron,  protease  activity  on  insoluble  AZCL‐Casein 
substrate could not be detected and activity was also much  lower on soluble Azo‐
Casein substrate than for the other two species. Cellulase activity in redclaw was not 
significantly different (p>0.05) between the two diets (RD and TD), while for marron 
and yabby, significant differences in cellulase activity were evident between the diet 
treatments. Amylase  and  protease  activities  in  all  three  species were  significantly 
different  between  the  RD  and  TD  treatments,  with  individuals  fed  the  RD  diet 
showing significantly higher average enzyme expression levels.  
 
4.0 Discussion 
Freshwater  crayfish  are  generally  considered  to  be  opportunistic  and  polytrophic 
feeders that utilize the most abundant and easily accessible foods available  in their 
natural environments (Lowrence & Jones 2002; Beatty 2006; Linton et al. 2009). The 
three  Cherax  species  examined  here  have  very  different  natural  geographical 
distributions  across  Australia  and  hence,  possess  unique  adaptations  to  their 
different environments,  in most aspects of  their ecology,  including  for  feeding and 
digestion.  Consequently,  levels  of  digestive  enzyme  activity  are  often  strongly 
correlated with  an  animal’s dietary preference  as  individuals will have  adapted  to 
optimise their nutritional intake from their wild food sources over evolutionary time 
(Lundsted  et  al.  2004).  In  redclaw,  Figueiredo  et  al.  (2001)  reported  a  range  of 
digestive  enzymes  that  enable  them  to  degrade  a  broad  range  of  food  types.  In 
support of  these  findings  in  the  current  study,  they also detected higher  levels of 
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cellulase  and  amylase  than  protease  in  gastric  fluid  and MG  extracts  in  redclaw. 
Pavasoic et al.  (2007) reported significant changes  in the activity of these enzymes 
when the nutrient content of formulated diets was altered.  Furthermore, Figueiredo 
& Anderson (2003) reported the presence of cellulase activity in all stages of growth 
in redclaw and Xue et al. (1999) demonstrated that redclaw cellulase enzymes show 
broad substrate specificity. The ability of a number of crustacean species  including 
mud  crabs and both marine and  freshwater  crayfish  to digest and  release glucose 
from soluble cellulose (CMC) (Pavasovic et al. 2004; Crawford et al. 2005; Pavasovic 
et al. 2006),  indicates that cellulose substrates can be a potential source of energy 
for crayfish.  
 
Table 4. Specific enzyme activity levels (±SEM) in the midgut gland. Specific activity is 
expressed  as  units  per  milligram  of  protein.  Row  figures  showing  different 
superscripts are significantly different (p<0.05)  
 
In  the current study, all  three Cherax species showed significantly higher protease 
and amylase activities when fed the RD diet. Evidence has supported the suggestion 
that soluble non‐starch polysaccharides (NSP, e.g. cellulose) potentially can increase 
the viscosity of  the  intestinal contents and can obstruct activity of other digestive 
enzymes (reviewed in Pavasovic et al. 2006;  Crawford et al. 2005). This may be the 
reason why all  three  species  tested here  showed  significantly  lower protease and 
amylase activities when fed a diet containing soluble cellulose. In addition, protease 
activity  in  marron  fed  the  two  diets  could  not  be  detected  with  the  insoluble 
Species  Diet
Average specific enzyme activity (U/mg of protein) 
Protease  Amylase  Cellulase 
AZCL‐Casein  AZO‐Casein 
(X 10‐3)   
AZCL‐HE‐
Cellulose 
AZO‐CM‐
Cellulose 
Redclaw  RD  0.074±0.005
a 2.469±0.18a  3.731±0.31a 3.408±0.20a  9.690±0.62a 
TD  0.059±0.006b 1.718±0.23b  2.257±0.30b 2.985±0.33a  7.338±1.12a 
Marron  RD  Not detected 0.622±0.07
a  0.168±0.02a 2.492±0.24a  5.535±0.54a 
TD  Not detected 0.315±0.04b  0.079±0.01b 1.540±0.16b  2.203±0.27b 
Yabby  RD  0.034±0.003
a 1.409±0.11a  2.753±0.21a 1.151±0.08a  4.372±0.38a 
TD  0.026±0.002b 0.930±0.13b  2.025±0.24b 0.861±0.09b  2.435±0.29b 
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substrate  (AZCL‐HE‐Cellulose)  and  showed  relatively  low  activity  on  the  soluble 
substrate (Azo‐Casein) compared with results for the other two species. 
 
Although  it  is generally accepted  that aquatic animals are  less efficient at utilizing 
carbohydrates than some terrestrial species (Saoud, Garza De Yta & Ghanawi 2012) 
because they are  less  important as an energy source, several major carbohydrases 
have  been  found  in  redclaw  (Figueiredo  et  al.  2001,  Crawford  et  al.  2005).  This 
suggests  that  redclaw  should be  able  to  rely on  and  assimilate  carbohydrates  for 
their energy needs, but further studies are needed to confirm this suggestion (Saoud 
et al. 2012). Moreover,  the presence of cellulase activity  in  redclaw  (Figueiredo & 
Anderson (2003) does not provide definitive proof that redclaw can utilize cellulose 
for their nutrition (Saoud et al. 2012). Our study  investigated the capacity of three 
Cherax  crayfish  species  to  utilize  soluble  cellulose  and  results  in  general,  did  not 
show significant negative effects on their growth rate. In addition, cellulase activity 
in  redclaw  individuals  fed  both  diets  were  not  significantly  different  and  so  in 
combination,  this  suggests  that  soluble  cellulose  could  potentially  be  used  as  a 
source of energy in their artificial diets.  
 
In contrast to an earlier observation that cellulase activity was significantly higher in 
marron  compared with  the  other  two  Cherax  species  (Crawford  et  al.  2005),  our 
study  showed  significantly  lower  cellulase  activity  in marron  fed  a diet  containing 
soluble cellulose. Animals used in the earlier study however, were not reared under 
experimental  conditions  and  had  not  been  fed  a  specific  diet  containing  known 
ingredients.  Also,  average weight  of marron  used  by  Crawford  et  al.  (2005) was 
more  than  20  times higher  (219.6±62.2)  than  the  late‐juvenile  animals we  tested 
here. Several studies have reported that different dietary formulations can produce 
changes in digestive enzyme profiles in freshwater crayfish (Lopez‐Lopez et al. 2005; 
Pavasovic et al. 2007) and pond‐raised animals are also able to access natural food 
items from the pond in addition to the formulated feed provided to them. In a study 
by Morrissy (1989), marron reared in battery cages and fed an artificial diet showed 
lower  ecdysial  frequency  (moulting)  and  lowered  ecdysial  weight  increments 
compared  with  individuals  raised  in  ponds.  Furthermore,  feeding  preferences  of 
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freshwater  crayfish  can  change  with  age  (D’Abramo  &  Robinson  1989; Mitchell, 
Anderson,  De  Silva,  Collins,  Chavez,  Jones  &  Austin  1995;  Momot  1995).  For 
example,  adult  crayfish  consume  a  higher  proportion  of  vegetable  matter  and 
detritus in their diets compared with juvenile crayfish, and this is probably related to 
a differential need  for amino acids. Figueiredo et al.  (2003) also observed distinct 
changes  in  digestive  enzyme  activities  with  age;  in  particular  protease  activity 
decreased and carbohydrase activity  increased  in crayfish with age.  In contrast,  in 
our  study marron did not  show any  significant difference  in SGR between animals 
fed the two diets. Potentially, this may reflect an overall better ability of marron to 
utilise cellulose in their diet compared with the other two Cherax species. 
 
Several  studies have  reported  that  juvenile yabbies achieve  the best growth  rates 
and  survival  when  they  are  fed  animal  protein‐based  diets  including  freshwater 
zooplankton  (Austin  et  al.  1997;  Verhoef  et  al.  1998).  Linton  et  al.  (2009)  also 
suggested that the morphology of the gastric mill and higher total protease activity 
in the midgut gland of C. destructor  indicates that yabbies are better able to digest 
animal rather than plant matter. In the current study, however, yabbies fed the two 
diets showed only relatively moderate protease activity compared with marron and 
redclaw. Many  crustaceans  lack  protease  activity  (Guillaume  1997; Navarrete  del 
Toro, Garcıá‐Carrenõ, Dıáz, Celis‐Guerrero & Saborowski 2006), and in our study test 
animals also all showed relatively low levels of total protease activity. The protease 
activity  recorded  for  redclaw however, was  slightly higher  than  those  reported  in 
previous studies. For example, protease activity reported by Pavasovic et al. (2006) 
was  about  ten  times  lower  than  the  activity  levels  recorded  here.  There  are  no 
previous  reports  available  on  protease  activity  in marron  and  our  results  showed 
that protease activity was very low compared with redclaw and yabby. In particular, 
it was  not  detectable with  the  insoluble  substrate  and was much  lower with  the 
soluble  substrate. Very  low protease  activity  in marron may  indicate  their dietary 
preference and specific genetic adaptation to natural diets high in plant material.  
Amylase activity followed a similar pattern as for the other two enzymes screened. 
LÓpez‐LÓpez  et  al.  (2005)  observed  higher  amylase  activity  in  redclaw  fed  diets 
containing  a high percentage of  starch  and  activity  levels obtained here  compare 
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well with their results and the results reported by Pavasovic et al. (2006). Given the 
observations that marron appear to be well adapted to diets rich  in plant material, 
the  relatively  lower  amylase  activity  levels  recorded  for  them will  require  further 
investigation. Cellulase activity levels obtained here also vary from levels obtained in 
previous studies. For example, activity levels were much higher than those reported 
in some other decapod crustaceans (e.g. Figueiredo & Anderson 2009). In contrast, 
Crawford et al.(2005) reported higher cellulase activities  in all three Cherax species 
than  the  activity  levels  recorded  here.  Pavasovic  et  al.  (2006)  reported 
approximately  15  times  higher  cellulase  activity  in  redclaw.  Several  studies  have 
demonstrated, that differences in culture conditions (in‐house tank system/earthen 
ponds),  size of animals, diet  composition all potentially  could have  contributed  to 
these differences. In the presence of soluble substrate, which is specific for endo1,4‐ 
β  glucanase,  all  species  showed  significantly  higher  activity  levels  compared with 
insoluble  substrate.  Figueiredo &  Anderson  (2009)  observed  however,  lower  and 
higher  activity  levels,  respectively  for  soluble  cellulose  included  in  diets  for 
Macrobrachium  australiense,  Scylla  serrata,  Penaeus  plebejus,  P.  esculentus  and 
Portunus pelagicus. 
 
Ability  to  use  carbohydrates  in  diets  will  vary  with  the  complexity  of  the 
carbohydrate source ((Pillay & Kutty 2005). In order to provide energy, an ingredient 
must be digested by the animal and differences in relative digestibility are influenced 
by  the composition and chemical bonds  in different  types of carbohydrates  (Stone 
2010).  Poor digestibility of complex polysaccharides by crustacean species has been 
demonstrated  in  several  studies  (M.  rosenbergii  –  González‐Peňa  et  al.  2002; 
P.monodon – Catacutan 1991; Scylla  serrata – Pavasovic et al. 2004; Procambarus 
clarkii – Reigh, Braden & Craig 1990). This strong evidence suggests that despite an 
ability for freshwater crayfish to secrete endogenous cellulases, crayfish are unlikely 
to obtain nutrients directly  from highly  fibrous material  (Pavasovic et al. 2006).  In 
contrast,  carbohydrates  of  starch  origin  are  often  referred  to  as  digestible  (Stone 
2003)  and  have  better  protein‐sparing  ability  (Pavasovic  et  al.,  2006).  As  a 
consequence, much  of  the  carbohydrate  in  prepared  crustacean  feeds  is  usually 
provided  in  the  form  of  starch  (Stickney  2009;  Sanchez‐Paz  et  al.  2006).  In  the 
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absence  of  digestibility  data  for  starch  and  soluble  cellulose  here,  variations  in 
survival  rates  and  SGRs  cannot be explained  in  isolation by differences  in enzyme 
activity in the test animals.  
 
At the end of feeding trial, a significantly higher SGR was observed only for redclaw 
fed  the RD but no  significant differences were observed  for  the other  two Cherax 
species. SGR in all three species were relatively low compared with data reported in 
previous  studies  and  this may  be  because  of  different  diet  ingredients  and  their 
relative  inclusion  levels,  differences  in  experimental  designs  and/or  culture 
type/conditions  used  in  the  various  experiments.  For  example,  Pavasovic  et  al. 
(2006) used insoluble α‐cellulose at three different inclusions levels (12, 20 and 29%) 
in their redclaw diets. They observed a high mortality rate however, with increasing 
levels of  inclusion  (70% mortality  for 29% α‐cellulose diet). Thompson et al.  (2004, 
2005,  2006)  have  conducted  several  experiments  on  redclaw,  and  varied  protein 
levels, some with or without  fish meal and observed higher weight gain or SGR.  In 
these experiments however, animals were reared  in earthen ponds where animals 
also  have  access  to  natural  feed  source.    Cortés‐Jacinto  et  al.  (2003,  2005) 
investigated different CP  levels and Protein  (P): Lipid(L) ratios  in redclaw diets and 
recorded mean SGR of 3.65% per day approximately for the diets contained 31% of 
CP  level  and  diets with  P:L  ratio  of  310:80.  They  used  a  static  experimental  tank 
system for these studies. Fotedar (2004) recorded higher SGRs for marron reared in 
earthen  ponds  supplemented  with  animal  /  plant  based  protein  and  lipids 
ingredients  but  observed  relatively  low  survival  rates  (13.82  –  34.66%). Here, we 
used  soluble  cellulose  at  a  20%  inclusion  level  and observed better  survival  rates 
(>80%)  in  all  three  species. We  used  an  in‐house  recirculating  water  system  to 
investigate  only  the  effects  of  dietary  soluble  cellulose  verses  starch  in  the  test 
animals’  diets.  As  individual  animals  were  treated  as  a  single  replicate, 
measurements  of  feed  waste  were  not  practical  hence  feed  intake  was  not 
considered  further.  Total  survival  rates  however,  were  not  significantly  different 
between  the  two  diets  in  all  three  species  and were  above  80%,  a  level  that  is 
considered as good in crustacean studies (Cuzon & Guillaume 1997).  
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As our results show, enzyme activity levels and individual growth rates varied among 
the three Cherax species fed diets containing starch verses soluble cellulose. Given 
that all three Cherax species responded in similar ways to the two ingredients,  this 
suggests  that  they  should  show  different  abilities  to  digest  and  utilise  different 
carbohydrate sources that are present in their diets, and  it indicates that in nature 
they have adapted to different natural habitats and diets.  
 
In conclusion, results here show that the test animals of all three species appear to 
utilize  starch more efficiently  than  soluble dietary  cellulose  in  their diets and  that 
inclusion of 20% soluble cellulose  in diets of each species tested did not appear to 
have a significant negative effect on  individual growth  rate. Survival  rate however, 
was impacted in redclaw but not in marron or yabby. Future studies should test the 
effect of lower inclusion levels of soluble cellulose in diets in each species to further 
evaluate the potential for soluble cellulose to be used as a low‐cost feed additive in 
commercial formulated diets for each of the three Cherax species.  
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